













Dual role of CDK5 on cognitive deficits  
and striatal vulnerability in Huntington’s disease 
 













Aquesta tesi doctoral està subjecta a la llicència Reconeixement- NoComercial 4.0. Espanya de 
Creative Commons. 
 
Esta tesis doctoral está sujeta a la licencia  Reconocimiento - NoComercial 4.0.  España de 
Creative Commons. 
 
This doctoral thesis is licensed under the Creative Commons Attribution-NonCommercial 4.0. 











































































































quan  fa poc em van preguntar per què havia  fet una  tesi,  vaig pensar que,  tot  i haver estat 
probablement l’etapa més enriquidora i intensa de la meva vida, tenia la sensació d’haver arribat 











meus cosins, Xavier, Lourdes,  Jordi, Gerard  i  també a  la Maite  i el Ramon. La família és molt 












algun  viatge  (l’escapadeta  a  Porto  va  ser  una  recarrega  d’energia  molt  important).  Amb  la 
tonteria ja fa més de 10 anys que ens coneixem i quedar amb vosaltres sempre és sinònim de 
passar‐ho  bé  i  riure  una  bona  estona.  Tot  i  que  hem  agafat  camins  professionals  diferents, 





laboratori  de  neuro,  i  vaig  descobrir  que  allò  m’interessava  molt.  Va  ser  la  meva  primera 
experiència  a  un  laboratori  professional  i  vaig  tenir  la  sort  de  trobar  gent  molt  amable  i 
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desinteressada que em van ensenyar molt i em van obrir la porta al món de la recerca. Thanks 










juntes. Núria, el  fet de  fer  la  tesi  tan apropet ha  fet que a més haguem compartit múltiples 




etapa contigo y  tus  sonrisas. Eres el  claro ejemplo de que,  con ganas y entusiasmo,  todo es 




Gràcies  Silvia,  en primer  lloc,  per haver‐me deixat  fer  les pràctiques  al  teu  grup.  Recordo el 
primer dia que vaig venir, molt estressada perquè estàvem a setembre i encara no tenia grup 
per fer les pràctiques del màster i amb molta calma i molta claredat em vas fer un esquema dels 
projectes del grup  i em vas ensenyar el  laboratori, casi com si  ja  fos una més del grup. Però 

















de comandes, congressos,  targetes  i  tot el que calgui,  sense perdre mai el  somriure. Gràcies 
també als postdocs de la 4a, Phil i Mercè per totes les vostres aportacions i consells científics i 
per compartir la vostra experiència, tant sigui en seminaris, com fent un cafè.  
Gràcies també a  tota  la gent de  la 3a,  tant  les generacions passades com les noves. Gràcies, 
Andy, Mònica i Jordi, per la vostra amabilitat i predisposició sempre que he necessitat qualsevol 
cosa. Gràcies també a tots els estudiants que han passat durant aquest temps i els que encara 
hi són:  la Cristina Vila,  la Sandra, el Xavi  i  la Cristina Salado. Mireia, gràcies per estar sempre 
disponible i posar les coses fàcils quan he vingut a consultar‐vos coses. Ana, nunca lo diremos lo 
















altre broma,  que  s’agraeixen moltíssim en els  dies  de més  estrès! Gràcies  també a  la Maite 








































I  acabo amb  l’equip  regletón.  Tenir  companys de  feina meravellosos és una  sort, però quan 
aquests es converteixen en amics, i pràcticament en família, és un luxe. Hem compartit viatges, 
























els  teus  consells  i  per  compartir  amb mi  la  teva  experiència!  Annemie!  Nos  unimos mucho 
durante  mi  breve  estancia  de  escritura  en  la  5a  y  ya  no  nos  hemos  separado.  Gracias  por 


























Jordi,  tens  l’estranya capacitat de generar somriures  i  “ves a cagars” en proporcions bastant 
similars, però fins i tot aquests últims acaben destensant situacions d’estrès, cosa que sempre 
és  d’agrair.  Sempre m’has  fet  sentir molt  respectada  i  això  en  els moments  baixos  és molt 
important. Gràcies per tots els moments compartits en congressos, birres i sopars que sempre 





encara  et  trobo  a  faltar,  els  nostres  cafés  i  les  nostres  xerrades  inacabables  discutint 
experiments, papers i maneres d’entendre la ciència (i algun que altre cotilleo...). Tens els valors 
claríssims i una ètica que admiro molt i que fa molta falta en el nostre món. Ha estat un plaer 




























































La  malaltia  de  Huntington  (MH)  és  un  desordre  neurodegeneratiu  letal  causat  per  una 
mutació  autosòmica dominant  en  el  gen que  codifica  per  la proteïna Huntingtina  (HTT). 




2010).  La  MH  es  caracteritza,  per  una  banda,  per  la  presència  de  símptomes  motors 
consistents en l’aparició de corees, és a dir, moviments involuntaris; i per una altre banda, 
per la presència de símptomes cognitius, que es manifesten abans de l’aparició dels dèficits 





de  la  malaltia  (Reiner  et  al,  2011;  Vonsattel  et  al,  1985).  D’altre  banda,  l’aparició  dels 
símptomes cognitius s’associa a una alteració en la connexió corticoestriatal i a una disfunció 
hipocampal (Begeti et al, 2016; Giralt et al, 2012b; Raymond et al, 2011). 
A  nivell  molecular,  s’han  descrit  diversos  mecanismes  que  contribueixen  a  una  major 


















fins  a  la  modulació  de  diversos  processos  implicats  en  la  plasticitat  sinàptica,  com  la 
regulació  d’alguns  receptors  de  neurotransmissors  o  de  proteïnes  del  citoesquelet  que 
permeten  la  remodelació  d’espines  dendrítiques  (Su  and  Tsai,  2011).  A  part  d’aquestes 
funcions  i  en  contraposició  al  que  s’ha  descrit  en  cèl∙lules  en  proliferació,  Cdk5  sí  que 
participa en  la  regulació del cicle cel∙lular neuronal, però, en aquest cas,  inhibint  la seva 
progressió un  cop  s’han diferenciat  (Zhang and Herrup, 2008). Donat doncs aquest  gran 
nombre de funcions que Cdk5 duu a terme al sistema nerviós central (SNC), és  lògic que 










participa  en  la  major  vulnerabilitat  estriatal  davant  d’estímuls  glutamatèrgics  i 
dopaminèrgics, i contribueix a la disfunció mitocondrial (Cherubini et al, 2015; Paoletti et al, 
2008). Tot i així, la possible implicació d’una desregulació de Cdk5 en la disfunció sinàptica 




en  les alteracions sinàptiques;  i per una altre, analitzar si  la desregulació de Cdk5 podria 





expressa  la proteïna Htt amb 111 repeticions CAG (knock‐in o KI),  i és heterozigot per  la 
proteïna Cdk5  (Cdk5+/‐) específicament en neurones del SNC. Després de comprovar que 






motor  i  la  memòria  de  procediment,  que  depenen  de  la  funció  corticoestriatal;  i  dues 
tasques  per  avaluar  la  memòria  de  reconeixement  i  la  memòria  espacial,  que  són 
dependents de la funció hipocampal. Els nostres resultats van demostrar que la reducció 
genètica de Cdk5, revertia els dèficits cognitius, tant corticoestriatals com hipocampals, en 
ratolins  KI,  demostrant  una  implicació  crítica  de  Cdk5  en  l’aparició  de  les  alteracions 
d’aprenentatge i memòria en la MH. 
A continuació, per tal d’investigar quins mecanismes moleculars participaven en les millores 















els  nivells  totals  de  NR2B  no mostraven  cap  alteració  en  l’estriat  ni  en  l’hipocamp  dels 
ratolins KI, sí que vam observar una reducció significativa en analitzar específicament els 
nivells  de  membrana  de  NR2B  en  aquestes  regions.  De  forma  destacable,  la  reducció 
genètica de Cdk5 en els ratolins KI:Cdk5+/‐, era capaç de recuperar els nivells de NR2B a la 
membrana plasmàtica tant en l’escorça com en l’estriat. En canvi, a l’hipocamp, els ratolins 









evita  la  internalització  de  NR2B,  a  través  de  l’activació  de  la  proteïna  Src  (pSrc)  i  la 
RESUM 
conseqüent  fosforilació de NR2B al  residu  tirosina 1472  (pNR2B),  cosa que evita  la  seva 




















manera  vam  observar  que  els  ratolins  KI  presenten  una  menor  densitat  d’espines 
dendrítiques, i aquesta alteració és recuperada en els ratolins KI:Cdk5+/‐. Sorprenentment, a 
diferència  dels  mecanismes  analitzats  prèviament,  els  ratolins  Cdk5+/‐  mostraven  un 
augment en el nombre d’espines dendrítiques en comparació amb els ratolins WT. Ja que 




WT, aquests estaven augmentats  tant en els  ratolins Cdk5+/‐,  com en els  KI:Cdk5+/‐. Això 
encaixaria amb estudis que descriuen que  la  inhibició de Cdk5 comporta un augment de 
l’activitat  Rac1  (Posada‐Duque  et  al,  2015),  i  explicaria  la  recuperació  de  la  densitat 
d’espines dendrítiques hipocampals que presenten els ratolins KI:Cdk5+/‐.  
Així  doncs,  els  nostres  resultats  demostren  que  la  prevenció  dels  dèficits  cognitius 
corticoestriatals  correlaciona amb una  recuperació dels nivells de membrana de NR2B a 
l’escorça  i  a  l’estriat,  mentre  que  la  prevenció  dels  dèficits  cognitius  hipocampals  està 
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associada a una recuperació de la densitat d’espines dendrítiques a l’hipocamp. Ara bé, per 










ser  deguda a  la  pròpia  reducció  genètica  de Cdk5,  independentment de  la  presència de 





la  regulació  de  diversos  processos  implicats  en  la  plasticitat  sinàptica,  necessària  per 
l’aprenentatge  i  la  formació  de  memòria.  Particularment,  les  nostres  observacions 
suggereixen que Cdk5 té un paper especialment important en l’escorça, on contribueix a la 
recuperació,  tant  dels  nivells  de  NR2B  de  membrana,  com  del  nombre  d’espines 
dendrítiques. 
Els resultats obtinguts en l’anàlisi dels nivells de fosforilació de diversos substrats de Cdk5, 





ni  en  l’hipocamp,  suggerint  que  l’activitat  Cdk5  podria  tenir  una  alteració  preferent  en 
l’escorça dels  ratolins KI.  Tot  i  així,  la  reducció genètica de Cdk5 no  revertia  l’increment 
observat en els nivells de pTau, tot i que sí que evitava la tendència a l’alça observada en els 
nivells de fosforilació dels substrats de CDKs. Aquests resultats suggereixen que els canvis 







la membrana,  i  per  tant  podria  estar  alterant  l’accés  de  Cdk5  a  substrats  localitzats  en 
aquesta  fracció  cel∙lular. De  forma destacada,  aquesta disminució era  recuperada en els 
ratolins KI:Cdk5+/‐. A més, els nivells de p35 a la fracció citosòlica mostraven un augment en 
els ratolins Cdk5+/‐ i els KI:Cdk5+/‐, cosa que podria explicar la major localització de p35 a la 
membrana  plasmàtica  en  els  ratolins  KI:Cdk5+/‐.  Donat  que  Cdk5  regula  positivament  la 
degradació  de  p35  (Patrick  et  al,  1998),  el  fet  que  hi  hagi  menys  expressió  de  Cdk5 





i  de  determinats  substrats  de  Cdk5  en  els  ratolins  KI:Cdk5+/‐,  suggeriria  que  altres 















la  MH  podria  causar  que  les  neurones  reentressin  al  cicle  cel∙lular  de  forma  aberrant, 
contribuint així a una major vulnerabilitat estriatal. Tot i que Cdk5 és considerada una CDK 
atípica per  la  seva  funció principal en neurones diferenciades,  també s’ha descrit que  la 
presència nuclear de Cdk5 és necessària per mantenir la inhibició del cicle cel∙lular neuronal 
(Zhang  and  Herrup,  2008).  Una  alteració  d’aquesta  funció  pot  conduir  a  una  reentrada 
aberrant al cicle cel∙lular. Notablement, aquest procés s’ha descrit en diferents malalties 







que E2F1  s’uneixi  al  seu  cofactor, DP1,  i  iniciï  la  transcripció de gens necessaris per a  la 
progressió del cicle cel∙lular (Zhang and Herrup, 2011). Per aquest motiu, vam realitzar una 
co‐immunoprecipitació de Cdk5 i vam analitzar  la seva interacció amb p27 en l’estriat de 
ratolins KI a  l’edat en  la que comencen els dèficits motors (8 mesos)  i en una etapa més 






ratolins  KI,  cosa  que  podria  comportar  una  pèrdua  de  la  funció  inhibidora  d’aquestes 
proteïnes sobre la progressió del cicle cel∙lular neuronal. 











de  la  progressió  del  cicle  cel∙lular.  D’acord  amb  aquesta  hipòtesi,  vam observar  que  els 
nivells de CiclinaD1 en l’estriat dels ratolins KI, estaven significativament augmentats des 
dels 8 mesos d’edat fins a les etapes més avançades de la patologia. En canvi, els nivells de 
Cdk4  només  presentaven  una  tendència  a  l’alça  als  18  mesos  d’edat,  sense  presentar 








forma processada.  Per  la  seva banda, p27 mostrava alteracions en el  seu pes molecular 
aparent en la separació electroforètica, específicament en les mostres de pacients de la MH, 
cosa  que  podria  indicar  la  presència  de  modificacions  post‐traduccionals,.  Així  doncs, 
d’acord amb estudis anteriors (Fernandez‐Fernandez et al, 2011; Liu et al, 2015; Pelegrí et 
al,  2008),  aquest  resultats  indiquen, que en el  context de  la MH, hi ha una alteració de 
proteïnes del cicle cel∙lular, tot i que aquestes alteracions es donen de forma diferent en el 
model  murí  KI,  que  en  mostres  de  pacients  humans.  Aquestes  diferències  podrien  ser 
atribuïdes a canvis entre els dos contextos, com ara al fet que en el model KI no hi ha mort 
neuronal, mentre que en pacients humans aquesta  sí  que es dóna.  Tot  i  així,  el  fet que 
l’alteració  de proteïnes del  cicle  cel∙lular  es  doni  en diferents  contextos  de  la  patologia, 
suggereix que  la  presència  de Httm podria  estar  induint  una  reentrada  aberrant  al  cicle 
cel∙lular, contribuint a la disfunció i a la mort estriatal. 
Per  tal  d’analitzar  amb  més  profunditat  aquesta  hipòtesi,  vam  utilitzar  cultius  primaris 
neuronals  estriatals  i  els  vam  tractar  amb NMDA  donat  que,  l’excitotoxicitat  és  un  dels 






l’efecte  del  tractament  amb  NMDA  sobre  les  proteïnes  del  cicle  cel∙lular  prèviament 
analitzades.  Els  nostres  resultats  van mostrar  que  el  tractament  amb  NMDA  en  cultius 
estriatals  WT  causava  una  disminució  significativa  dels  nivells  proteics  de  p27,  i  una 
tendència a la baixa dels nivells de Cdk4 i de CiclinaD1 analitzats per Western blot. En el cas 

















de  la  distribució  subcel∙lular  de  les  proteïnes  del  cicle  cel∙lular.  Així  doncs,  p27,  que  en 
condicions basals es trobava al nucli d’una alta proporció de neurones, perdia part de la seva 











cosa que podria  reflectir  funcions addicionals de CiclinaD1. Després del  tractament amb 





condicions  basals  ni  després  del  tractament  amb  NMDA.  Tot  i  així,  l’anàlisi 
immunocitoquímic  de  l’expressió  d’aquestes  proteïnes  específicament  en  neurones,  van 
mostrar algunes alteracions entre genotips. Així doncs, els cultius KI en condicions basals 
mostraven més expressió neuronal de Cdk4, així com una tendència a l’alça pel que fa als 
nivells  d’E2F1.  En  canvi  l’expressió  de  p27  i  de  CiclinaD1  presentava  una  tendència  a 
disminuir que també s’observava entre cultius WT i KI tractats amb NMDA. Futurs estudis 








sigui  tan  diferent  a  Cdk4,  suggereix  que  aquestes  proteïnes  podrien  tenir  funcions 
RESUM 




































desregulació  de  Cdk5  i/o  a  una  excessiva  activació  de  NMDARs,  podria  ser  un  nou 
mecanisme molecular implicat en la vulnerabilitat estriatal en la MH. D’altre banda, el paper 
de Cdk5 en l’aparició dels dèficits cognitius i la disfunció sinàptica, atorga a Cdk5 una doble 
















































































































































































































































































































































































degeneration which  starts  selectively  in a  subset of neurons and expands  to other brain 
regions as the pathology advances. Although affected neuronal populations are different in 
each  disease,  they  all  lead  to  the  appearance  of  increasingly  disabling motor,  cognitive 
and/or  psychiatric  deficits  and  they  all  present  shared  molecular  mechanisms  such  as 
presence of protein aggregates, altered autophagy or mitochondrial dysfunction. Despite 
many  efforts,  causes  of  specific  neuronal  degeneration  and, more  importantly,  ways  of 
stopping its progression, are still unknow. For these reasons, in a society with a continuously 
increasing  life  expectancy,  it  is  crucial  the  maintained  study  of  molecular  mechanisms 
leading  to  the  appearance  of  these  disorders,  to  have  a  better  understanding  of  their 
pathophysiology  and  to  find  new  therapeutic  targets  able  to  delay  their  progression. 
Huntington’s disease, despite being considered a rare pathology, is one of the most well‐
known  neurodegenerative  disorders  along  with  Alzheimer’s  disease  and  Parkinson’s 
disease. In this Thesis we have focused on exploring the dual role of the multifaceted cyclin‐































contains between 1‐34 CAG  repeats. A number of  repetitions  comprised between 35‐39 
causes  incomplete  penetrance  of  the  disease,  whereas  expansions  exceeding  40  CAG 
repeats, cause full penetrance of the pathology (Mcneil et al, 1997; Rubinsztein et al, 1996; 
Walker, 2007). It is also known that the number of CAG repeats inversely correlates with the 
onset  of  the  pathology  (Figure  1)  accounting  for  50‐70%  of  the  variance  in  age  onset 
between  individuals  with  the  remaining  variance  being  attributable  to  environmental 









or  expansion  of  the  CAG  repeats  number,  expansions  are  more  frequent,  causing 
anticipation in the transmission of the disease. Anticipation consists of an aggravation both 
in the number of CAGs and in the onset of the pathology in the offspring. This phenomenon 
is particularly  relevant when HD  is paternally  transmitted and  is also  responsible  for  the 
existence of sporadic cases of HD (Duyao et al, 1993; Ranen et al, 1995; Trottier et al, 1994). 









Indeed,  HTT  is  ubiquitously  expressed  in  all  human  and  mammalian  cells,  with  higher 
expression in central nervous system (CNS) neurons and testes. It is also broadly distributed 
at the subcellular level, as it can be localized in association with the nucleus, endoplasmic 























The  N‐terminus  fragment  can  also  be  subjected  to  different  post‐translational 
modifications,  including  ubiquitination,  acetylation,  sumoylation,  palmitoylation  and 
phosphorylation.  These  modifications  regulate  different  HTT  aspects  like  its  stability, 






Ubiquitination  K6, K9 and K15  Control of HTT stability, function and intracellular localization  (Kalchman et al, 1996) 
Acetylation  K444  Targeting to the macroautophagy pathway  (Jeong et al, 2009) 
Sumoylation  K6, K9 and K15  Control of HTT stability, function and intracellular localization  (Steffan et al, 2004) 















multiple  functions  in  which  HTT  is  involved.  For  instance,  it  is  known  that  HTT  has  an 















play  a  bigger  role  in  HD  neuropathology.  One  of  the main  arguments  in  favour  of  this 
hypothesis is that HD is part of nine other human genetic disorders caused by polyglutamine 
expansions (spinocerebellar ataxia types 1, 2, 3, 6, 7, 12 and 17; dentatorubropallidoluysian 




























the  disease  are  characterized  by  appearance  of  chorea,  which  consists  of  involuntary, 
excessive and short‐lived movements, which start in distal extremities and in the face, and 
then  spread more  proximally  becoming  larger  in  amplitude.  Dystonia, which  are  slower 
movements  caused  by  sustained  muscle  contractions,  is  another  feature  and  leads  to 
INTRODUCTION 
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abnormal  postures.  In  later  disease  stages,  chorea  plateaus  and  there  is  an  increasing 










and  include problems  in executive functioning,  i.e. high‐level cognitive processing, which 
leads to problems with attention, mental flexibility or planning of actions. There is a general 









Psychiatric  and  emotional  disturbances  in  HD  patients  are  also  quite  variable  and,  as 
mentioned,  along with  cognitive  decline,  can  be more  distressing  for  patients  and  their 
carers than motor symptoms. Psychiatric deficits can also appear before motor onset, but 
tend not to present a correlation with disease progression (Roos, 2010). Depression is one 
of  the most  common  symptoms,  being  reported  by  half  of  HD  patients  and  presenting 

















brains  present  a  reduction  in whole  brain weight,  a  29‐34%  loss  of  telencephalic  white 























compacta  (SNc)  and  pars  reticulata  (SNr).  Glutamatergic  inputs  from  the  cortex  and 
dopaminergic inputs from the SNc are processed and relayed to downstream basal ganglia 
nuclei (Figure 5). From there, information is transmitted to the thalamus and back to the 









the neuropeptide  enkephalin  and  they project  to  the GPe  forming  the  indirect  pathway 
(Gerfen  et  al,  1990;  Kawaguchi  et  al,  1990).  The  direct  and  indirect  pathways  regulate 
movement  initiation  and  inhibition,  respectively,  through  excitatory  (glutamatergic)  and 
inhibitory (GABAergic) circuits. This classification is important as neurodegeneration in HD 
affects primarily MSNs from the indirect pathway. Moreover, dopaminergic inputs from the 











the GPi  and  SNr.  This  leads  to  reduced  inhibitory  signalling  to  the  thalamus  from  these 
regions and to increased excitatory signalling to the motor cortex, which causes inability to 


























The  hippocampus  is  a  key  element  of  the  limbic  system  which  mediates  encoding, 
consolidation  and  retrieval  of memory,  and  participates  in  regulation  of  emotions,  fear, 
anxiety, stress or depression (Bartsch and Wulff, 2015; Pittenger and Duman, 2008; Squire, 
1992). As  illustrated  in Figure 6, the hippocampus receives  inputs from the main cortical 
association areas through the entorhinal cortex (EC), and the information is relayed through 













HD comes  from mice models  studies, which have  revealed  that hippocampal‐dependent 
functions, like navigation and spatial and recognition memories, are impaired in most HD 
models before motor onset (Brito et al, 2014; Giralt et al, 2011, 2012a, 2012b; Lione et al, 
1999).  In  line with  these  results,  a  recent  study  revealed  that  early HD patients present 






reduced  availability  of  patients  or  long  disease  progression,  are  minimized  by  inherent 
characteristics of animal models, such as shorter lifespans or the possibility to genetically 
manipulate  them.  Thus,  use  of  animal  models  in  HD  research  has  greatly  improved 
understanding  of  the molecular mechanisms  underlying mHTT  toxicity  and  has  allowed 
identification of putative therapeutic targets which could delay disease progression.  





and  malonate  (Beal  et  al,  1993;  Brouillet  et  al,  1993),  were  commonly  used  for  their 
relatively  specific  toxic  effect  on  MSNs.  The  discovery  of  the  IT15  gene  allowed  the 
generation of multiple genetic animal models. Even though, mice are the most extensively 

























cognitive  deficits  at  12 weeks  of  age  and motor  alterations,  including  limb  clasping  and 
impaired rotarod performance, at 14‐20 weeks of age. They also present neuronal inclusions 






















Transgenic  models  were  created  using  the  YAC  (yeast  artificial  chromosome)  and  BAC 
(bacterial  artificial  chromosome)  technologies,  which  allow  expression  of  large  DNA 

























In  this  Thesis  we  have  used  HdhQ7/Q111  mice  in  a  C57BL/6  strand.  These  mice  present 








2. Molecular  mechanisms  underlying  striatal  vulnerability  and  cognitive 
symptoms in HD 
HTT’s complexity, as well as its involvement in multiple cellular pathways are some of the 
reasons  why  25  years  after  the  discovery  of  the  HD  mutation,  mechanisms  underlying 
striatal  degeneration  and  cognitive  decline  are  still  not  fully  understood.  Nonetheless, 
generation of HD mice models has identified some of the molecular mechanisms affected 
by  the  presence  of mHTT. Moreover,  knowledge  that models  like  the  R6  lines  display  a 
severe  phenotype  without  showing  overt  neuronal  loss,  has  underlined  the  idea  that 







expression  in all  body  cells,  has been and  still  is one of  the main HD conundrums. Even 
though  years  of  research  have  identified  several mechanisms which  could  contribute  to 
specific  striatal  dysfunction  and  degeneration  (Figure  8),  full  comprehension  of  mHTT‐









other  brain  regions  of  different  HD models  and  in  human  patients  (Ferrer  et  al,  2000; 









are  reduced  in  the  striatum of different HD mice models and  in HD patients. Moreover, 



















to  toxic  calcium  overload  which  promotes  neuronal  death  (Rothman  and  Olney,  1995). 
Observations  that  treatment  with  glutamate  agonists  led  to  preferential  striatal 
degeneration causing and HD‐like phenotype, suggested that excitotoxicity might play an 
important  role  in  striatal  vulnerability  in  HD.  In  addition,  inherent  characteristics  of  the 
striatum  as  a  receiver  of  mainly  excitatory  inputs,  place  it  in  a  vulnerable  position  to 
alterations  in  corticostriatal  glutamate  signalling, which  have  been  described  in HD.  For 
instance, R6/1 mice show heightened activity‐induced striatal glutamate release (Nicniocaill 




of  apoptotic  pathways  (reviewed  in  (Hardingham and Bading,  2010; Wang et  al,  2013)). 
Notably,  increased  localization  of  NMDA  (N‐Methyl‐ᴅ‐aspartate)  receptors  (NMDAR)  at 
extrasynaptic  sites  and  subsequent  activation  of  extrasynaptic  NMDARs  downstream 
pathways has been described in the striatum of YAC128 mice at early disease stages prior 
to  motor  onset  (Milnerwood  et  al,  2010).  Therefore,  mHTT  contributes  to  striatal 
excitotoxicity  by  altering  multiple  steps  of  glutamatergic  signalling,  including  glutamate 
release and clearance, glutamate receptors  levels and  localization and activation of  their 
downstream signalling pathways (Fan and Raymond, 2007). 
However,  analysis  of  excitotoxicity  responses  in HD models  have  yielded  diverse  results 
depending on the disease stage and the model being studied (Table 2). Therefore, although 
enhanced sensitivity to excitotoxicity has been described at early stages in YAC128 and R6/1 
and R6/2 mice,  these animals present  resistance  to excitotoxicity at  later disease  stages 
(Graham et al, 2009; Hansson et al, 2001; Levine et al, 1999). Notably, different sensitivity 
to excitotoxicity has also been described in the absence of mHTT, depending on the mice 
strand, which  could  further  contribute  to  different  excitotoxicity  responses between HD 
models  (Schauwecker  and  Steward,  1997).  Nonetheless,  increased  sensitivity  to 
glutamatergic  stimulation  has  been  associated  with  alterations  in  intracellular  calcium 
homeostasis (Fernandes et al, 2007) and with impaired mHTT and PSD‐95 interaction (Sun 
et  al,  2001).  As  a  result  of  these  impairment,  increased NR2B  and  PSD‐95  interaction  is 
detected  causing  enhanced  NMDARs  surface  localization,  which  plays  a  major  role  in 






mechanism  against  excitotoxicity  could  impair  NMDAR‐dependent  synaptic  plasticity 
processes, highlighting the relevance of proper balance in NMDAR function. 
HD model  Stage  Excitotoxicity response  Reference 
YAC128  presymptomatic  enhanced  excitotoxicity sensitivity  (Graham et al, 2009) 
YAC128  late  resistance to excitotoxicity  (Graham et al, 2009) 















CAG94 (KI)  presymptomatic  enhanced  excitotoxicity sensitivity  (Levine et al, 1999) 















formed  mainly  by  chaperones  and  clearance  machinery,  which  have  been  shown  to 
progressively decrease in HD causing a global disruption of the proteome (Gidalevitz et al, 
2006;  Hay  et  al,  2004;  Labbadia  and Morimoto,  2013). Moreover,  both  cellular  protein 
clearance pathways (autophagy and the ubiquitin‐proteosome system) are also impaired in 
HD  (reviewed  in  (Martin  et  al,  2015;  Ortega  and  Lucas,  2014)).  In  this  context,  mHTT 
aggregates are formed, and even though there is some debate about aggregate formation 
being  protective  against  free  soluble N‐terminal  fragments,  it  is  usually  considered  that 
aggregates are detrimental  for neurons. One of  the main  reasons  is  that  they  sequester 










brain biopsies,  the presence of  aberrant dense mitochondria with  sparse  cristae  (Tellez‐
Nagel et al, 1974). Nowadays, it is known that several aspects of mitochondria physiology 
are altered. For  instance, alterations  in mitochondrial  transport and biogenesis, resulting 
from impaired axonal transport and transcription have been reported, as well as aberrant 
mitochondrial dynamics, leading to fragmented mitochondria (Cherubini and Ginés, 2017; 
Dubinsky,  2017;  Kim  et  al,  2010).  Mitochondria  from  YAC72  mice  and  HD  patients 
lymphoblasts also show reduced calcium uptake capacity (Panov et al, 2002). Importantly, 
striatal mitochondria  are  particularly  sensitive  to  calcium  and  to  permeability  transition 
induction, a process contributing to mitochondrial dysfunction and activation of apoptotic 
pathways in response to calcium and oxidative stress, which is produced for instance after 













translational modifications modulating  chromatin  structure, have also been described  in 
different HD models (Glajch and Sadri‐Vakili, 2015). Thus, sequestering in mHTT aggregates 
of CBP which displays HAT  (histone acetyltransferase)  activity,  has been associated with 









(Manning et al,  2002;  Sacco et al,  2012). Presence of mHTT has been described  to alter 
several  kinases  and  phosphatases  involved  in  processes  such  as  regulation  of  neuronal 
survival or activation of inflammatory pathways. For instance, both pro‐survival (MEK/ERK) 




progression  state.  These  conflicting  results  have  been  attributed  to  the  presence  of 
compensatory mechanisms  in some models at some disease stages, which probably also 











localization  of  NMDARs  (Gladding  et  al,  2012;  Saavedra  et  al,  2011).  In  sum,  there  is  a 
complex deregulation of kinases and phosphatases in HD, which further contribute to the 
previously described alterations in HD. Importantly, their function as downstream effectors 






























(ALS)  (Ranganathan  et  al,  2001),  ataxia‐telangiectasia  (A‐T)  (Yang  and  Herrup,  2005), 
Parkinson’s disease (PD) (Jordan‐Sciutto et al, 2003), and especially in Alzheimer’s disease 
(AD)  (reviewed  in  (Lee  et  al,  2009)).  Some  of  these  proteins  include  CyclinD1,  Cdk4, 
hyperphosphorylated Retinoblastoma  (Rb)  and  E2F1, which  are  crucial  regulators  of  the 
G1/S transition (Figure 9), but also proliferation markers like PCNA and Ki67. Incorporation 
of BrdU has also been described in mature neurons indicating DNA duplication (Herrup and 





long  process  of  neuronal  dysfunction  prior  to  neuronal  degeneration,  common  in most 




neurotrophic  factor  deprivation  or  excitotoxicity  play  an  important  role  in  HD  striatal 
vulnerability. In addition, alterations in DNA damage, which also can lead to increased cell 













has  also  been  shown  to  affect  cell  cycle  progression  of  HD  immortalized  striatal  cells 
(STHdhQ111) (Das et al, 2013, 2015). Therefore, available data suggests that cell cycle proteins 




pre‐existing  synapses,  is  necessary  and  sufficient  for  the  information  storage  underlying 
learning  and memory  formation  (Citri  and Malenka,  2008; Martin et  al,  2000).  The best 
characterized synaptic plasticity forms are LTP (long‐term potentiation) and LTD (long‐term 
depression),  firstly  described  in  the  hippocampus.  However,  there  are  other  forms  of 
synaptic  plasticity,  such  as  an  endocannabinoid‐dependent  LTD  form  which  has  been 
identified  in  different  brain  regions  including  D2‐MSNs  (reviewed  in  (Citri  and Malenka, 
2008)).  In  any  case,  all  kinds  of  synaptic  plasticity  induction  rely  on  normal 




spine  remodelling.  The  fact  that  many  HTT  interactors  include  pre‐  and  post‐synaptic 
proteins  has  led  to  the  idea  that mHTT may  alter  these  proteins,  generating  a  complex 
synaptic dysfunction. 
In  accordance,  analysis  of  HD  patients  brains  have  shown  impairments  in  cortical  and 




medial prefrontal cortex, and  impaired LTD  induction  in the perirhinal cortex, alterations 
that have been associated with reduced dopamine signalling (Cummings et al, 2006, 2007; 
Dallérac et al, 2011). Finally,  in  the hippocampus,  impaired LTP  induction  in the CA1 has 
been described in YAC mice (Hodgson et al, 1999) and in early disease stages in R6/2 mice, 
which  also  present  alterations  in  the  DG  at  later  stages,  correlating  with  chronological 
appearance of mHTT neuronal intranuclear inclusions in these regions (Murphy et al, 2000). 
Hippocampal  synaptic plasticity  impairments have been associated,  in  turn, with altered 
glutamate and BDNF signalling (Brito et al, 2014; Lynch et al, 2007; Milnerwood et al, 2006; 
Simmons et al, 2009). Altogether, even though functional alterations may vary depending 
on  the  studied  model  and  the  experimental  procedure,  aberrant  corticostriatal  and 
hippocampal synaptic plasticity are observed prior to overt motor phenotype and neuronal 
death  in  most  HD  models,  supporting  the  idea  that  neuronal  dysfunction  rather  than 
neurodegeneration  is  playing  an  important  role  in HD pathology.  In  accordance,  several 
neuronal processes implicated in synaptic plasticity show alterations in HD. 
2.2.1. Synaptic transmission  
Several  studies  have  pointed  out  that  altered  corticostriatal  transmission  is  an  early HD 
hallmark  which,  similar  to  motor  symptoms  progression,  manifests  in  a  biphasic  way 
(reviewed in (Raymond et al, 2011)).  It has been observed that in both YAC128 and R6/2 
mice,  at  pre‐motor  disease  stages,  there  is  an  increase  in  striatal  sEPSCs  (spontaneous 
excitatory postsynaptic currents) (Andre et al, 2011; Cepeda et al, 2003; Joshi et al, 2009). 
In addition, although basal glutamate  levels are significantly reduced  in the striatum and 
prefrontal  cortex  of  R6/1  and  knock‐in  HdhCAG150  mice,  respectively,  as  previously 
mentioned, activity‐induced striatal glutamate release is significantly increased in R6/1 mice 
(Nicniocaill et al, 2001; Wolfram‐Aduan et al, 2014). On the other hand, in later stages, there 
is  a  reduction  in  excitatory  activity  of  MSNs,  which  is  believed  to  arise  from  MSNs 
disconnection from their inputs, as it correlates with alteration of different synaptic markers 
and loss of dendritic spines (Cepeda et al, 2003). In agreement, it has been described that 
knock‐in  Q140  mice  present  loss  of  corticostriatal  terminals  prior  to  overt  striatal 
dysfunction  (Deng et al,  2013).  In addition,  at  this  stage,  cortical  sEPSCs occur at higher 
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frequencies  (Cummings et al,  2009)  and  it  has been described  that  reduction of  cortical 
inputs  to  the  striatum  or mHTT  removal  from  cortical  neurons,  is  able  to  delay  disease 
progression (Cepeda et al, 2003; Gu et al, 2007). In sum, these findings support the idea that 



















aggregates  on  dendritic  spines  (Gutekunst  et  al,  1999).  Additionally,  dendritic  spine 
alterations  are  also  present  in  most  HD  mouse  models,  including  YAC128  mice,  which 
present reduced spines in MSNs at late disease stages (Xie et al, 2010), R6/2 and R6/1 mice, 








Importantly,  some  of  these  modifications  have  been  associated  with  alterations  in 
cytoskeleton regulation. Thus, knock‐in HdhQ111 mice present reduced actin polymerization 




been described  to be altered  in knock‐in HdhQ111 mice.  Specifically  reduced Rac1 activity 
correlating with  reduced  dendritic  spines was  observed  in  the  cortex  (Puigdellívol et  al, 
2015),  whereas  increased  RhoA  activity  was  described  in  the  hippocampus  (Brito  et  al, 
2014). Moreover, a protein interaction study identified the RhoGTPase signalling pathway 




Excitatory  synapses  are  characterized  by  the  presence  of  a  postsynaptic  density,  a 
specialised macromolecular complex where neurotransmitter receptors, scaffold proteins 
and cytoskeletal components are localized, and which receives inputs from a presynaptic 
site  (Citri  and Malenka,  2008;  Sheng,  2001).  Presence  of mHTT modifies many  of  these 
proteins,  contributing  to  changes  in  synaptic  plasticity.  Thus,  alterations  in  presynaptic 
processes associated with exocytosis and endocytosis and with neurotransmitter release, 
such  as  reduced  levels  of  acetylcholine  metabolism  enzymes  ChAT  (choline 
acetyltransferase  enzyme)  and  VAchT  (vesicular  acetylcholine  transporter)  have  been 
described in HD patients and in several HD models (reviewed in (Li et al, 2003; Rozas et al, 
2010;  Tyebji  and  Hannan,  2017)).  Reduced  levels  of  the  endocannabinoid  receptor  CB1, 






2017))  and  adenosine  receptors  (A1R  and  A2AR)  which  participate  in  bioenergetic 
homeostasis and are affected at early disease stages (Lee and Chern, 2014; Matusch et al, 
2014). GABAA  receptors  and DA  receptors  (D1  and D2)  also present  reduced  levels  since 
initial stages (Chen et al, 2013; Glass et al, 2000). Levels of DA, that are crucial for striatal 
LTP and  LTD  induction  (Chen et al,  2013; Citri  and Malenka, 2008),  are also altered  in a 
biphasic way, with an early increase, and a reduction at later disease stages (Dallérac et al, 
2015; Garrett and Soares‐da‐Silva, 1992; Kish et al, 1987). Finally, glutamate receptors have 
been extensively  studied  in HD,  for  their pivotal  role  in  synaptic plasticity  induction and 
because of the association between glutamate agonists treatment and induction of HD‐like 




















aberrant NMDAR activation  can  lead  to  excitotoxicity,  highly  associated with HD  striatal 
vulnerability, but reduction of functional NMDARs can lead to impaired synaptic plasticity. 
Although  it  has  been  observed  that  HD  patients  present  reduced  NMDAR  binding  and 



























R6/2  12 weeks  No changes in NR1 levels  Total protein levels  Brain 
(Cha et al, 
1999) 
R6/2  4‐8 weeks  Reduced NR2A  mRNA  Brain  (Luthi‐Carter et al, 2003) 
































YAC128  12 months  Reduced NR2B levels  Total protein levels  Striatum 
(Cowan et 
al, 2008) 

































cleavage  of  p35  to  p25,  is  a  hallmark  of  several  neurodegenerative  disorders  and 








(Tsai  et  al,  1994; Wu  et  al,  2000).  Levels  of  Cdk5  activation  are  also  determined  by  its 
activators  availability,  as  their  levels  are  less  abundant  than Cdk5.  Indeed,  p35  and  p39 
present  a  short  half‐life  due  to  its  rapid  proteosomal  degradation  (Patrick  et  al,  1998; 
Takasugi et al,  2016).  In  fact,  phosphorylation of  p35 by Cdk5  induces p35 proteosomal 
degradation and  suppresses  its  calpain‐dependent  conversion  to p25,  thus  regulating  its 
own  activity  (Kamei  et  al,  2007;  Patrick  et  al,  1998;  Wei  et  al,  2005).  Increased  Cdk5‐
dependent p35 proteosomal degradation has been described to take place after calcium 
influx  induced  by  glutamate  receptors  activation  (Wei  et  al,  2005).  However,  calpain 























phosphorylate  Cdk5  on  this  residue  (Zukerberg et  al,  2000),  although  later  studies  have 
shown that Cdk5 phosphorylation can also be positively regulated by TrkB (Cheung et al, 
2007), Fyn (Sasaki et al, 2002) and EphA4 (Fu et al, 2007), while being negatively regulated 






to  have  opposite  effects  on  its  activity,  with  low  concentrations  of  nitrosylating  agents 
causing  increased Cdk5 activity and high concentration of nitrosylating agents  leading  to 
decreased activity (Qu et al, 2011; Shah and Lahiri, 2014; Zhang et al, 2010c). In addition, a 





















known  that  Cdk5  participates  in  numerous  neuronal  processes  (Figure  11).  Cdk5 
phosphorylates several transcription factors, such as STAT3 (Fu et al, 2004) or MEF2, whose 
pro‐survival  signalling  is  inhibited  upon  Cdk5  phosphorylation  (Gong  et  al,  2003),  and 
participates in processes such as pain signalling (reviewed in (Utreras et al, 2009)) and in 
development  of  neuromuscular  junctions  by  modulating  clustering  of  acetylcholine 
receptors and neuregulin signalling (Fu et al, 2001, 2005; Lin et al, 2005). Finally, Cdk5 plays 
an  important  role  in  synaptic  plasticity  modulation.  Hence,  it  modulates  dopamine 
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signalling  both  by  regulating  dopamine  synthesis  and  by  inhibiting  its  signalling  via 
phosphorylation  of  DARPP32,  a  striatal‐enriched  protein  important  for  dopamine‐
dependent striatal LTP and LTD induction (Bibb et al, 1999; Calabresi et al, 2000; Moy and 
Tsai,  2004).  This  function  is  particularly  relevant  in  the  striatum where  Cdk5‐dependent 
dopamine  signalling modulation has been associated with  cocaine  reinforcement effects 
(Benavides et al,  2007; Bibb et al,  2001a). Cdk5 also phosphorylates  several presynaptic 
substrates, such as Munc18, dynamin‐I or synapsin‐I, modulating exocytosis and recycling 




















has  been  reported  that  transient  p25  over‐expression  facilitates  LTP  induction  and 
hippocampal‐dependent memory.  In  fact,  it has been described that p25  is generated  in 
physiological  conditions  upon  neuronal  activation  in  a  NR2B‐  and  CaMKIIα‐dependent 
manner  (Seo  et  al,  2014).  However,  over‐expression  of  p25  for  longer  periods  leads  to 
memory  impairment and neuronal  loss  (Fischer et al, 2005).  Importantly, prolonged p25 
over‐expression in the hippocampus and cortex causes neuronal loss, whereas p25 increase 
in the striatum causes synaptic alterations without neuronal death being detected (Cruz et 
al,  2003;  Meyer  et  al,  2008).  Differential  brain  region‐specific  effects  have  also  been 
observed after Cdk5 inhibition. Thus, specific Cdk5 deletion in the hippocampal CA1 causes 





of  synaptic  plasticity  and  its  homeostasis.  In  this  sense,  Cdk5  has  also  been  shown  to 
regulate  GKAP  and  SPAR,  two  proteins  involved  in  synaptic  scaling,  this  is,  strength 
adjustment of all excitatory synapses in a neuron in order to stabilize its firing (Roselli et al, 
2011; Seeburg et al, 2008; Turrigiano, 2008). Moreover, a recent study has shown that Cdk5 




































































































































plasticity  regulation,  is  modulation  of  NMDARs.  As  mentioned  before,  they  play  an 
important role in LTP and LTD processes and Cdk5 has been shown to regulate their surface 






NR2B  subunit  (Figure  12).  Accordingly,  Cdk5 has  been  shown  to phosphorylate NR2B at 






2007).  Finally,  Cdk5  is  able  to  indirectly modulate NR2B  surface  levels  by  promoting  its 
internalization via the clathrin adaptor AP‐2. Phosphorylation of PSD‐95 by Cdk5 reduces Src 


































































Rac1  by  phosphorylating  Kalirin‐7  (Xin  et  al,  2008),  whereas  Cdk5  phosphorylation  of 
RasGRF2,  neurabin‐1,  WAVE‐1  and  Rac1  downstream  Pak1,  negatively  regulate  Rac1‐
dependent dendritic spine outgrowth (Causeret et al, 2007; Kesavapany et al, 2004; Kim et 
al,  2006b; Nikolic et  al,  1998).  Thus,  although Cdk5  is  able  to  both  promote  and  inhibit 
dendritic spine density, it has been described that, in agreement with its positive regulation 
of several Rac1 inhibitors,  inhibition of hippocampal Cdk5  in vivo  leads to increased Rac1 





Even  though  Cdk5  is  classically  considered  an  atypical  CDK  for  its  main  functions  in 
postmitotic neurons and for its independence of cyclins for its activation, in the last decade 
different studies have shown that Cdk5 does have a role in neuronal cell cycle regulation. 
First  hints  at  this  idea  came  from  observations  of  Cdk5  knockout  mice,  which  showed 
alterations in neuronal differentiation with higher expression of proliferation markers and 
reduced  expression  of  mature  neuronal  markers  during  development.  Cdk5‐/‐  neurons 
continued  to  incorporate  BrdU  in  vitro,  in  contrast  with  wild  type  or  Cdk5+/‐  neurons, 
indicating  lack of  cell  cycle  inhibition  in  the absence of Cdk5  (Cicero,  2005).  It was  later 
observed  that  induction  of  cell  cycle  re‐entry  both  in  cycling  cells  and  in  neurons  after 
exposure  to  stressors,  was  accompanied  by  reduction  of  nuclear  Cdk5,  which  relies  on 









E2F1  from  its  cofactor  DP1.  Given  that  E2F1/DP1  regulate  transcription  of  cell  cycle 
progression genes, Cdk5‐dependent E2F1 sequestering inhibits cell cycle progression (Zhang 
et  al,  2010b;  Zhang  and  Herrup,  2011).  On  the  other  hand,  it  has  been  described  that 
increased nuclear Cdk5 activity  is  able  to phosphorylate Rb,  similarly  to Cdk4 and Cdk2, 





that  glutamate‐dependent  calpain  activation,  leads  to  Cdk5  dependent  Cdh1 




been described  to  inhibit HDAC1 activity which  leads  to  increased DNA damage and cell 
cycle proteins re‐expression (Kim et al, 2008). These findings indicate that deregulation of 
Cdk5 could lead to neuronal cell cycle re‐entry through different mechanisms. 
3.3. Cdk5  alteration  in  neurodegenerative  disorders  and  neuropathological 
conditions 
As reviewed so far, due to its relevant role in so many neuronal processes, deregulation of 












al,  2016).  In  addition,  aberrant  Cdk5  activity  has  been  associated  with  other 
neurodegenerative diseases such as amyotrophic  lateral sclerosis (ALS) and prion disease 






Ser434  impairs  caspase‐mediated  HTT  cleavage  and  therefore  its  aggregation,  while 











2012).  Increased p25  levels have also been described  in HD‐like pharmacological models 
using kainic acid or 3‐NP (Crespo‐Biel et al, 2007; Putkonen et al, 2011). Moreover, aberrant 
Cdk5 activation has been shown to contribute to mHTT‐mediated striatal vulnerability to 
dopaminergic  and  glutamatergic  activation  (Paoletti  et  al,  2008)  and  in  increased 
mitochondrial fragmentation (Cherubini et al, 2015). Thus, these studies indicate that Cdk5 













































plasticity.  For  this  reason,  characterization  of  molecular  mechanisms  involved  both  in 
neuronal  degeneration  and  synaptic  plasticity  dysfunction,  could  help  to  design  new 
therapeutic  approaches  to  target all  together motor and  cognitive deficits  in HD.  In  this 
Thesis, we have focused on Cdk5 as one of these molecular targets.  
On one hand, we aimed to study Cdk5 contribution to cognitive decline in HD. Cdk5 has a 
pivotal  role  in  synaptic  plasticity  regulation,  and  deregulation  of  Cdk5  activity  has  been 
described in HD. Therefore, we hypothesized that Cdk5 alterations could support cognitive 
deficits appearance in HD.  On the other hand, Cdk5 deregulation has been associated with 
aberrant  cell  cycle  re‐entry  of  differentiated  neurons  in  response  to  several  neuronal 

























































Generalitat de Catalunya  (00/1094),  in accordance with  the Directive 2010/63/EU of  the 
European Commission. 
1.1. Huntington’s disease model 






HdhQ7/Q111  mice  and  homozygous  floxed  Cdk5 mice  (Cdk5flox/flox)  as  shown  in  Figure  15. 
Cdk5flox/flox mice were obtained from Dr. P. Greengard’s lab and were generated by flanking 





heterozygous  Cdk5  floxed  and  heterozygous  knock‐in  mice  (Cdk5flox/+;  HdhQ7/Q111  mice). 
These mice were crossed again with homozygous Cdk5 floxed mice to obtain homozygous 
Cdk5  floxed  and  heterozygous  knock‐in  mice  (Cdk5flox/flox;  HdhQ7/Q111  mice).  We  crossed 
homozygous  Cdk5  floxed  and  heterozygous  knock‐in  mice  with  Cre‐expressing  mice  to 
obtain the final genotypes: Cdk5flox/+, HdhQ7/Q7, Cre‐/‐ (HdhQ7/Q7;Cdk5+/+ or wild‐type (WT)), 
Cdk5flox/+,  HdhQ7/Q111,  Cre‐/‐  (HdhQ7/Q111;Cdk5+/+  or mHtt  knock‐in  (KI)),  Cdk5flox/+,  HdhQ7/Q7, 











Putamen  samples  from  HD  patients  and  control  individuals  were  obtained  from  the 






number  Clinical diagnosis  Sex  Age 
CS‐0810  Control  Female  81 
CS‐1491  Control  Male  83 
CS‐1563  Control  Male  79 
CS‐1570  Control  Female  86 
CS‐1679  Control  Female  90 
CS‐1697  Control  Male  78 
CS‐1733  Control  Male  76 
CS‐1774  Control  Female  74 
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CS‐1334  HD ‐ VS 1, 40 CAG repeats  Male  73 
CS‐1630  HD ‐ VS 2, 20/40 CAG repeats  Male  76 
CS‐1638  HD ‐ VS 2  Male  72 
CS‐1758  HD ‐ VS 2‐3, 42 CAG repeats  Male  68 
CS‐1120  HD ‐ VS 3, 48 CAG repeats  Male  55 
CS‐1294  HD ‐ VS 3, 45 CAG repeats  Male  53 
CS‐1438  HD ‐ VS 3, 40 CAG repeats  Male  85 







Striatums  from  E18  WT  and  mHtt  KI  mice  embryos  were  dissected  and  mechanically 
dissociated. Densities of 160,000 cells and 500,000 cells were seeded onto 12 mm coverslips 
in  24‐well  plates  for  immunocytochemistry,  and  onto  12‐well  plates  for  Western  blot 
analysis, respectively. Plates were pre‐coated with 0.1 mg/mL poly‐D‐lysine (P0899, Sigma) 





















The ARTP was performed as previously described  (Puigdellívol et al,  2015)  (Figure 16A). 











4  trials),  each mouse was  placed  in  the water,  allowed  to  swim  until  they  reached  the 
platform and  the  latency  and  errors  (1:  error,  0:  non‐error)  to  reach  the platform were 
recorded. Mice had to be able to find the platform and learn the strategy faster across trials. 


















arm  of  the  T  (home  arm)  and  allowed  to  explore  this  arm  and  the  other  available  arm 
(familiar arm) for 10 min, after which they were returned to the home cage. After 5 h (long‐


















age  in  each  experiment.  Brains  were  quickly  removed,  desired  regions  were  dissected, 
frozen in dry ice and stored at ‐80°C until use.   
In  Aim  1,  same  sets  of  samples  were  used  for  Western  blot  analysis  and 
immunoprecipitation studies simultaneously. To this end, brain tissue was homogenized in 
cold lysis buffer (140 mM NaCl, 10 mM HEPES (pH 7.4), 1 mM EGTA, 0.1 mM MgCl2, 1% X‐
100  Triton,  0.5%  NP‐40  supplemented with  1 mM  sodium  orthovanadate  and  protease 
inhibitor cocktail (Sigma‐Aldrich)) with a dounce homogenizer, left 1 hour at 4°C in ice and 
cleared by centrifugation at 13,000g for 15 min at 4°C to collect the supernatants. 


















measured  in  a  Synergy  2TM  Multi‐Mode  Multiplate  Reader  (BioTek).  A  standard  curve 






Schuell). After 1h  incubation  in blocking buffer containing 10% non‐fat powdered milk  in 
TBS‐T (50 mM Tris‐HCl, 150 mM NaCl, pH 7.4, 0.05% Tween 20), membranes were blotted 
overnight at 4°C with the indicated primary antibodies:  
Antigen  Dilution  Molecular Weight (kDa)  Source  Reference 
Cdk5 (J‐3)  1:1000  30  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐6247 
p35 (C‐19)  1:500  35  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐820 
NR1  1:1000  150  Chemicon  MAB363 
NR2A  1:1000  180  Millipore  AB1555 
NR2B  1:1000  180  Cell Signaling Technology  4207 
µ‐calpain  1:1000  80  Sigma  C5736 
pNR2B (S1116)    180  James A. Bibb Lab   
pSrc (Y416)  1:1000  60  Cell Signaling Technology  2101 
METHODS 
53 
Src  1:2000  60  Cell Signaling Technology  2110 
pNR2B (Y1472)  1:1000  180  Cell Signaling Technology  4208 
Rac1  1:2000  20  BD Biosciences  612652 
(PHF)‐1  1:1000  50  Peter Davis Lab   
pCDK substrates  1:2000  50‐250  Cell Signaling Technology  9477 
pIPP1 (S67)  1:500  19  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐14268 
Lamin B1  1:1000  67  Abcam   
RhoGDIα  1:1000  30  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐359 
p27  1:1000  27  BD Biosciences  610241 
E2F1  1:500  60  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐251 
Cyclin D1  1:1000  30  Abcam  ab134175 
Cdk4  1:1000  30  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐260 
spectrin  1:2000  250/150  Chemicon  MAB1622 





Membranes  were  then  rinsed  three  times  with  TBS‐T  and  incubated  with  horseradish 





Antigen  Sample  Molecular Weight (kDa)  Source  Reference 




fraction  95  Invitrogen  13‐6800 














and by passing  through syringe and needle. At  this point 30 µL were obtained as a  total 
lysate  fraction.  Remaining  sample was  centrifuged  for  10 min,  800g,  4°C. On one  hand, 





















300  µg  protein  from  cortical  lysates  of  WT  and  mHtt  KI  mice,  obtained  as  previously 
described, were incubated in 300 µL IP Buffer (50 mM Tris‐HCl pH=8.0, 150 mM NaCl, 1% 








IP Buffer  in PBS.  Finally,  beads were  incubated  in 10 µL  SDS  loading buffer with 10% β‐









Samples  were  centrifuged  for  5  minutes,  at  1500g  at  4°C  and  rinsed  three  times  in 










(Cytoskeleton  Inc.)  for  1 hour  at  4°C  in  rotation.  Then,  PAK‐GST beads were pelleted by 
centrifugation at 5000 g, for 1 minute at 4°C, washed 3 times with Pull‐down lysis buffer, re‐
suspended with 5X SDS sample buffer with β‐mercaptoethanol and boiled for 5 minutes. 












glucose)  and  processed  in  a  vibratome  to  obtain  400  μm  brain  slices.  The  slices  were 
incubated for 30 minutes with 0.5 mg/ml sulfo‐NHS‐SS‐Biotin (Sigma), rinsed with ice‐cold 















Striatal  primary  cultures  were  grown  in  coverslips  and  fixed  at  DIV21  with  4% 
paraformaldehyde (PFA) for 10 minutes, rinsed with PBS and incubated with 0.1 M Glycine 
for 15 minutes. Coverslips were rinsed 3 times in PBS, incubated in blocking solution (0.3% 
Triton  X‐100,  1%  BSA  and  1%  Normal  Donkey  Serum  in  PBS)  for  45  minutes  at  room 
temperature  and  incubated  overnight  at  4°C  with  blocking  solution  containing  the 
corresponding primary antibodies: 
 
Antigen  Dilution  Host Species  Source  Reference 
p27  1:500  mouse  BD Biosciences  610241 
E2F1  1:100  mouse  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐251 
Cdk4  1:100  rabbit  Santa Cruz Biotechnologies  sc‐260 
CyclinD1  1:100  rabbit  Abcam  ab134175 
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NeuN  1:500  rabbit  Cell Signaling Technology  24307 








Antigen  Dilution  Source  Reference 
Cy™3 AffiniPure Donkey 
Anti‐Rabbit IgG  1:200  Jackson ImmunoResearch  711‐165‐152 
Cy™3 AffiniPure Donkey 
Anti‐Mouse IgG  1:200  Jackson ImmunoResearch  715‐165‐150 
Alexa Fluor® 488 AffiniPure 
Donkey Anti‐Rabbit IgG   1:200  Jackson ImmunoResearch  711‐545‐152 
Alexa Fluor® 488 AffiniPure 










After  immunocytochemistry,  10‐15  images  per  coverslip  were  obtained  in  an  optical 
microscope  (Olympus  BX60  Microscope)  equipped  with  an  ORCA‐ER  digital  camera 
(Hamamatsu), using the HoKaWO (Hamamatsu)  image acquisition software. Images were 
obtained randomly using a 20X objective and maintaining the same acquisition settings for 
each  channel.  Analysis  of  these  images  was  performed  using  the  free  open‐source 
CellProfiler  2.0.0  software  (http://cellprofiler.org/).  Using  the  “IdentifyPrimaryObjects” 
function,  the  number  of DAPIs, NeuN,  p27,  Cdk4,  CyclinD1  and  E2F1  positive  cells were 
quantified. Specific parameters such as diameter, threshold correction factor or method to 
distinguish clumped objects, were corrected according to different staining patterns of each 






















field  images with  the differential  interference contrast  (DIC)  technique using a Leica SP5 









between  dendritic  spine  types was made.  Spine  density was measured manually  in  the 
stacks using the ImageJ Plugin Cell Counter. Spines were marked in the appropriate focal 
plane preventing any double counting of spines. Spines were counted in dendritic segments 













































neurodegenerative  diseases,  such  as  AD,  deregulation  of  Cdk5  function  contributes  to 
several neuropathological hallmarks, while its  inhibition improves cognitive deficits  in AD 

















results  showed  that  Cdk5+/‐  and  mHtt  KI:Cdk5+/‐  mice  presented  approximately  50% 
reduction of Cdk5 levels in all analysed brain regions (Fig. 20A). Importantly, no alterations 



































exhibited a  significant  reduction  in  the  latency  to  fall  compared  to WT and Cdk5+/‐ mice, 
denoting an impairment in motor skill learning. In contrast, mHtt KI:Cdk5+/‐ mice showed a 













Next,  procedural  memory  was  analysed  using  the  Swimming  T‐Maze  test.  During  the 
acquisition phase  the escape platform was  localized  in  the T‐maze  right arm.  Latency  to 
reach the platform and number of “errant” trials were scored (Fig. 22A, C). All genotypes 






























in  the  open  or  familiar  arm  (Fig.  23A). During  the  testing  trial,  however,  mHtt  KI  mice 
exhibited significantly reduced exploration time of the novel arm, indicating spatial memory 
impairments (Fig. 23B). Genetic reduction of Cdk5 in mHtt KI:Cdk5+/‐ mice attenuated this 














genotypes  showed  similar  exploration  time  for  each  object  with  no  detectable  object 
preference (Fig 24A). However, during the testing session after 24 hours to evaluate long‐
term memory, mHtt KI mice demonstrated similar exploration time of the novel versus the 
familiar  object  (Fig.  24B),  indicating  impaired  recognition  memory.  Consistent  with  the 
results  in  the  T‐SAT,  we  found  that  mHtt  KI:Cdk5+/‐  mice  exhibited  a  comparable 
performance in the NORT as WT mice (Fig. 24B), denoting that genetic reduction of Cdk5 













1.3 ANALYSIS  OF  CDK5‐DEPENDENT  MECHANISMS  UNDERLYING  COGNITIVE 
IMPROVEMENT IN mHTT KI:CDK5+/‐ MICE  
In view of our results showing that Cdk5 genetic reduction can restore corticostriatal and 

































outcome,  we  analysed  specifically  NR2B  surface  levels.  To  this  end,  we  performed  a 
biotinylation  assay  and  we  analysed  NR2B  surface  levels  in  the  cortex,  striatum  and 












improvement  in  mHtt  KI:Cdk5+/‐  mice.  On  the  other  hand,  NR2B  surface  levels  partial 


























analysed  the  interaction between Cdk5, calpain and NR2B  in  the cortex, where we have 
observed changes of NR2B both  in  total and surface  levels. However, analysis of neither 
NR2B and calpain levels after Cdk5 immunoprecipitation nor of NR2B and Cdk5 levels after 
calpain  immunoprecipitation, showed significant changes between WT and mHtt KI mice 

















the hippocampus,  and  surprisingly we  found a  reduction of pNR2B  (S1116)  levels  in  the 
cortex  of mHtt  KI mice  (Fig.  28).  Nonetheless,  this  reduction  probably  accounts  for  the 
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C).  These  findings  indicate  that Cdk5‐dependent pSrc/pNR2B pathway  restoration  in  the 
cortex could account for the recovery of cortical NR2B surface levels and thus, for restored 





























Cdk5+/‐ mice presented  slightly  increased dendritic  spine density when  compared  to WT 
mice  (Fig.  30A),  suggesting  that Cdk5 negatively  regulates CA1 dendritic  spines. Next,  in 
order to address which Cdk5 substrate could be responsible for this recovery, we analysed 


























































Our  results  indicate  that genetic  reduction of Cdk5  restores  cognitive decline  in mHtt KI 





1.3.3.1 Phosphorylation  levels  of  Cdk5  substrates  are  altered  preferentially  in  the 
cortex of mHtt KI mice. 
As  a  readout  of  putative  changes  in  Cdk5  activity  between  genotypes,  we  analysed 









of PHF1  levels  in  the striatum and hippocampus showed no significant changes between 










We also analysed phosphorylation  levels of  the protein phosphatase 1  (PP1)  inhibitor or 
IPP1, which has also been described to be phosphorylated by Cdk5 at the serine 67 residue 
(pIPP S67) (Bibb et al, 2001b). Similar to PHF1 levels, mHtt KI mice presented an increasing 



















































Given  that  we  have  observed  differential  alteration  of  Cdk5  substrates,  we  wondered 
whether  this might  result  from modifications  in  subcellular  distribution  of  Cdk5  and  its 
activator, as correct subcellular localization of Cdk5 and p35 is pivotal for its proper function 
(Asada et al, 2008; Patrick et al, 1999). To this end, we performed subcellular fractionation 
to  obtain  plasma  membrane  and  cytosolic  fractions  from  the  cortex,  striatum  and 
hippocampus of WT, mHtt KI, Cdk5+/‐ and mHtt KI:Cdk5+/‐ mice. 




membrane  levels  was  recovered  to  levels  similar  to  WT  in  mHtt  KI:Cdk5+/‐  mice. 
Nonetheless, besides Cdk5 genetic reduction, no significant changes were detected in the 
striatal  or  hippocampal plasma membrane  fractions  between  genotypes  (Fig.  35).  These 














also  presented  an  increasing  trend  in  mHtt  KI:Cdk5+/‐  mice  (Fig.  36B).  Similar  to  data 
obtained  in  plasma  membrane  fraction,  no  changes  were  observed  in  the  striatal  and 
hippocampal cytosolic fractions (Fig. 36), suggesting that additional Cdk5 activity regulation 
mechanisms such as post‐translational modifications, could underlie differential regulation 

















Cdk5  deregulation  contributing  to  neuronal  death,  has  been  described  in  several 
neurodegenerative disorders, including HD. Particularly, alteration of Cdk5 in HD has been 
associated  with  increased  striatal  vulnerability  to  dopaminergic  and  glutamatergic 
activation  (Paoletti  et  al,  2008).  Nonetheless,  not much  is  known  about  the  underlying 
mechanisms linking Cdk5 deregulation with increased striatal vulnerability. For this reason, 
we  decided  to  study  whether  Cdk5  deregulation  in  HD  might  alter  Cdk5  role  in  the 
maintenance  of  cell  cycle  inhibition  in  postmitotic  neurons.  Cell  cycle  re‐entry  of 














(Zhang and Herrup, 2011). For this  reason, we analysed  interaction and nuclear  levels of 
these proteins  in  the  striatum of WT and KI mice  at  early  symptomatic motor  stages  (8 
months of age). 
2.1.1 Cdk5  and  p27  interaction  is  not  significantly  altered  in  the  striatum  of 
symptomatic mHtt KI mice 






interaction  is  not  significantly  altered  in  the  striatum  of  mHtt  KI  mice.  However,  as 
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2.1.2 Cdk5  and  p27  nuclear  levels  are  significantly  reduced  in  the  striatum  of  8‐
month‐old mHtt KI mice 
We performed  subcellular  fractionation  in  order  to  specifically  analyse  nuclear  levels  of 
Cdk5, p35, p27 and E2F1. Our  results  showed  that nuclear  levels of Cdk5 and p27 were 
significantly reduced in the striatum of 8‐month‐old mHtt KI mice, whereas E2F1 and p35 
levels  were  not  altered  (Fig.  38).  These  results  suggest  that,  although  total  Cdk5/p27 
interaction is not significantly altered in the striatum of mHtt KI mice, reduced Cdk5 and p27 

















which  are  expressed  during  early  G1  cell  cycle  phase,  at  different  disease  stages  in  the 
striatum of mHtt KI mice. 
 
2.2.1 p27 and CyclinD1  levels are  increased  in  the  striatum of mHtt KI mice  since 
early symptomatic stages 
We  analysed  the  levels  of  p27,  CyclinD1  and  Cdk4  in  striatal  lysates  from  motor 
asymptomatic (2‐4 months), presymptomatic (6 months) and early (8 months) and late (13‐
18 months) symptomatic stages in mHtt KI mice. In contrast with our observations in nuclear 






levels  only  displayed  an  increasing  trend  in mHtt  KI mice  at  late  disease  stages with  no 
significant changes in previous phases (Fig. 39B), CyclinD1 levels were increased since early 




















Finally,  we  also  determined  the  levels  of  these  proteins  in  putamen  samples  from  HD 
patients.  In  contrast  with  our  observations  in  HD  mice  models,  p27  levels  were  not 
significantly  increased  in  putamen  samples  from  HD  patients,  although  p27  blot  bands 
showed notable alterations in their pattern (Fig. 40A). These alterations were reproducible 
and  only  observed  for  p27  suggesting  possible  presence  of  post‐translational  p27 
modifications in samples from HD patients leading to increased molecular weight. Similarly, 
even  though we did not  find any  significant  changes  in  total  E2F1  levels, we detected a 
significant increase of a lower molecular weight band (Fig. 40A). Interestingly, it has been 
described that E2F1 can be cleaved by calpains in neurotoxic conditions, producing a 50 kDa 






















HD patients, which might  be  associated with decreased Cdk5 nuclear  levels. One of  the 
pathways  leading  to  Cdk5  deregulation  is  calpain‐dependent  p35  cleavage  following 
NMDARs activation (Miao et al, 2012; Patrick et al, 1999). Incidentally, NMDARs activation 
also plays a major role in excitotoxicity in HD (Fan and Raymond, 2007) and, particularly, 
deregulation  of  Cdk5  has  been  associated  with  increased  striatal  vulnerability  in  HD 





striatal  primary  cultures,  in  order  to  determine  appropriate  conditions  leading  to  p35 
cleavage  to p25. We performed  treatments  consisting on 100 μM NMDA  for  1h,  50 μM 
NMDA  for 3h and 10 μM NMDA  for 24h. We analysed  the  levels of  spectrin breakdown 
products (SBDP) which are commonly used as calpain activation indicators (Vanderklish and 
Bahr, 2000). Our results showed that all NMDA treatments led to increased SBDP levels (Fig. 
41A),  indicating  NMDA  activation  and  subsequent  calpain  activation  in  our  treatment 
conditions. Next, we analysed the levels of p35 cleaved product, p25. Western blot analysis 





μM  NMDA  treatment,  which  produced  the  most  significant  response  in  the  previously 
measured  parameters. We  did  not  detect  any  significant  changes  between  control  and 










cell  cycle  proteins,  p27,  E2F1,  CyclinD1  and  Cdk4  in WT  striatal  cultures.  Western  blot 
analysis,  showed  that  50  μM NMDA  treatment  for  3h,  and  particularly,  100  μM NMDA 
treatment for 1h, induced significant p27 reduction. A decreasing trend in Cdk4 and CyclinD1 



















43).  Efficiency  of  ALLN  pre‐treatment  was  confirmed  by  reduction  of  SBDP  and  p25 

















2.3.2 Total  protein  levels  of  cell  cycle  proteins  are not  altered  in mHtt  KI  striatal 
cultures 
In view of our previous results, we decided to use 100 μM NMDA for 1h treatment to analyse 
whether  presence  of mHtt  differently  altered  the  levels  of  cell  cycle  proteins.  First,  we 
determined in basal conditions whether the levels of p27, E2F1, CyclinD1 and Cdk4 were 
modified  in mHtt  KI  cultures  compared  to WT  cultures.  However,  western  blot  analysis 
yielded no significant alterations in the levels of analysed cell cycle proteins, neither in basal 
















we wondered whether  it might  affect  their  subcellular  distribution.  To  this  end,  and  to 




Subcellular  localization  of  cell  cycle  proteins  is  well  characterized  in  proliferating  cells, 











cells  colocalized  with  NeuN.  G1  phase  proteins,  CyclinD1  and  Cdk4,  showed  different 
distribution with Cdk4 presenting cytosolic distribution similar to E2F1 in 66.1%±10.07 of 
neurons  (Fig.  45C), whereas CyclinD1 was  absent  in most  neurons,  being present  in  the 
nucleus of only 32.50%±8.23 of NeuN positive cells (Fig. 45D). In fact, only 38.96%±10.35 of 
CyclinD1  positive  cells  colocalized  with  NeuN,  indicating  that  CyclinD1  presents  higher 
expression  in  glial  cells  than  in  neurons.  Cdk4  was  also  present  in  glial  cells  as  only 






proteins.  Representative  images  show  that  NMDA  treatment  led  to  reduction  of  p27 
intensity  in  the  nucleus, mainly  in  NeuN  positive  cells  (Fig.  45A),  indicating  that  NMDA 




neurons  (Fig.  45C).  This  could  indicate  a  change  of  function  of  E2F1  and  Cdk4,  as  a 
delocalization from the cytosol to the nucleus could be related with neuronal cell cycle re‐
entry. Finally, CyclinD1 was also present in the nucleus and cytosol of some neurons after 



























KI  compared  to WT cultures  (Fig.  46). Altogether,  these  results  suggest  that mHtt might 




to  its  cell  cycle partner, Cdk4,  suggests  that CyclinD1 might  have additional  functions  in 












































memory  processes  (Angelo et  al,  2006;  Cheung et  al,  2006;  Lai  and  Ip,  2009).  Extensive 
studies  have  shown  Cdk5  contribution  to  neuronal  dysfunction  or  death  in  response  to 












substrates  that modulate  processes  such  as,  neurotransmitter  release,  neurotransmitter 
receptors  levels  or  cytoskeletal  remodelling.  Because of  its multiple  synaptic  substrates, 
Cdk5 acts as a hub in the regulation of these synaptic events. In accordance, inhibition of 
Cdk5 or its activator, p35, have a deep impact on learning and memory. Importantly, both 
impaired  and  enhanced  cognitive  performance  have  been  reported  as  a  result  of  Cdk5 










2005).  Additionally,  given  that  these  deficits  are  more  associated  with  altered  synaptic 
transmission  and  neuronal  dysfunction  rather  than  with  neuronal  death,  therapeutic 
treatments aiming to restore these early disturbances may present superior benefits than 









(KI)  littermates  present  deficits  in  these  functions, which  denotes  a  critical  role  of  Cdk5 
dysfunction on cognitive disturbances in mHtt KI mice.   















reduced NR2B surface  levels  in  the striatum and hippocampus of mHtt KI mice probably 
involve impaired NMDAR trafficking, while decreased cortical NR2B surface levels may also 
include, altered subunit transcription and/or degradation. In fact, it has been described that 
NMDARs present altered trafficking  to  the plasma membrane  in MSNs  from YAC72 mice 
even though total  levels of NR1 and NR2B are not significantly altered. This alteration  in 
NMDARs trafficking involves increased rate of both insertion to the plasma membrane and 
internalization,  which  correlates  with  enhanced  NMDAR  current  (Fan  et  al,  2007). 
Therefore,  our  results  are  in  line with  the  idea  that  alteration of NMDARs  is  a  common 
feature  of  HD  models,  affecting  different  aspects  of  NMDARs  regulation  (transcription, 









directly  analyse  phosphorylation  levels  of  PSD‐95  on  the  Cdk5‐specific  phosphorylation 
residues, mHtt  KI mice  showed  reduced pSrc  (Y416),  pNR2B  (Y1472)  and  reduced NR2B 
surface levels in the cortex. The fact that these alterations were completely recovered in 




2014),  which  highlights  the  specificity  of  the  pSrc/pNR2B  pathway  in  Cdk5‐dependent 
cortical NR2B reduction in HD. Interestingly, we detected no significant changes in any of 
these Cdk5‐dependent NMDARs modulatory pathways in the striatum, despite recovery of 
NR2B  surface  levels was observed  in  this  region  in mHtt KI:Cdk5+/‐ mice.  Therefore,  it  is 
possible that genetic reduction of Cdk5 in the striatum contributes to restore NR2B surface 
levels via recovery of other synaptic proteins involved in regulation of NMDARs trafficking 
or  in  their  surface  localization,  such  as  PSD95.  Nevertheless,  changes  in  glutamatergic 
signalling from the cortex to the striatum have been proposed to correlate with alterations 
in striatal postsynaptic proteins in HD, implying an important role for cortical modifications 
in  striatal  dysfunction  (Cepeda  et  al,  2003).  Therefore,  it  can  be  hypothesized  that 




not  play  a major  role  in modulating  hippocampal  NR2B  surface  levels  in mHtt  KI  mice. 
Additionally, this result also indicates that despite NMDARs pivotal role in synaptic plasticity, 
other  Cdk5‐dependent  mechanisms  likely  participate  in  cognitive  decline  restoration  in 
mHtt KI:Cdk5+/‐ mice.  
For this reason, we also analysed dendritic spine density, another process tightly associated 
with  synaptic plasticity modulation. Our  findings  corroborated previous  results  from our 
group  showing  that  in  8 months‐old mHtt KI mice, CA1 hippocampal pyramidal  neurons 















are  in  agreement  with  previous  studies  describing  increased  Rac1  activity  after  Cdk5 
inhibition in the hippocampus of an AD mouse model (Posada‐Duque et al, 2015), and also 
with  our  results  showing  that  Cdk5+/‐  mice  present  increased  dendritic  spine  density 
specifically in the hippocampus. Altogether, these data suggest that the recovery of cortical 
dendritic  spines  following  Cdk5  reduction  may  involve  prevention  of  mHtt‐induced 
alterations  in  Cdk5  substrates  that  modulate  dendritic  spine  density.  In  contrast,  the 
reversion  of  hippocampal  dendritic  spines  loss  is  likely  a  consequence  of  Cdk5  genetic 
reduction per se.  













in  the  striatum, although Tau phosphorylation  (pTau)  showed an  increasing  trend  in  the 




not  modified  following  genetic  reduction  of  Cdk5,  levels  of  pCDK  substrates  showed  a 
decreasing trend. The fact that changes in pCDK substrates between genotypes were more 
apparent  in  specific  molecular  weight  bands,  while  others  remained  similar,  suggests 
different  Cdk5  substrate  modulation  between  genotypes.  Accordingly,  previous  studies 
have shown that in the striatum of p25‐overexpressing mice, phosphorylation levels of Tau 
and IPP1 are increased, whereas Cdk5‐dependent DARPP32 phosphorylation is decreased 





Cdk5/p35  location  in  the  cortex  of  mHtt  KI  mice,  with  no  significant  changes  between 
genotypes in the striatum and the hippocampus. Thus, mHtt KI mice, presented significantly 
reduced plasma membrane p35 levels when compared with WT mice. This alteration was 
prevented  in mHtt KI:Cdk5+/‐ mice,  suggesting  that  reduction of Cdk5  contributes  to  the 
recovery  of  proper  p35  subcellular  localization,  and  therefore  to  normalization  of  Cdk5 







activity  (Posada‐Duque et al,  2015),  and  in  turn,  it has been  shown  that  specific plasma 
membrane  Rac1  activity  regulates  p35  and  Cdk5  plasma  membrane  localization 
(Sananbenesi et al, 2007). Therefore, it is possible that, even though we did not find changes 
in total Rac1 activity  in the cortex of Cdk5+/‐ and mHtt KI:Cdk5+/‐ mice, reduction of Cdk5 





its  localization  to  the  plasma  membrane  (Fig.  47).  Anyhow,  restoration  of  p35  plasma 













more  severe  phenotype.  Nonetheless,  it  is  important  to  remember  that,  despite  Cdk5 
activity  is  usually  assessed  based  on  p35  and  p25  levels,  its  regulation  is  much  more 
complex.  Thus,  proteins  like  CyclinI,  GSTP1  and  CyclinE  have  also  been  described  to 
modulate  Cdk5  activity,  as  well  as  several  posttranslational  modifications  including 
phosphorylation,  acetylation  and  S‐nitrosylation  (Shah  and  Lahiri,  2014).  Therefore,  we 
cannot  rule  out  that  some  of  these  regulatory  mechanisms  may  participate  in  Cdk5 
alteration  in  HD  and,  subsequently,  in  functional  recovery  in  mHtt  KI:Cdk5+/‐  mice.  For 
instance,  aberrant  S‐nitrosylation  has  been  described  in  several  neurodegenerative 






to  the already  intricate Cdk5  function on a subcellular  level and between different brain 







Cdk5  and  p35  in  this  brain  region  compared  to  the  striatum  or  the  hippocampus.  This 
hypothesis could explain our results showing that, at least in an HD context, Cdk5 genetic 





Rosas et al,  2008a), and,  for  instance,  specific mHtt expression  in  the  striatum does not 
reproduce  some  HD  hallmarks  like  locomotor  deficits  (Gu  et  al,  2007),  indicating  the 
relevance of aberrant cortical inputs for mHtt‐induced striatal vulnerability. In fact, previous 





non‐analysed  Cdk5‐dependent  mechanisms  in  cognitive  restoration  in  the  striatum  and 
hippocampus of mHtt KI:Cdk5+/‐ mice, our current results are in line with the hypothesis that 






In  sum,  our  results  highlight  the  relevance  of  Cdk5  deregulation  in  HD,  not  only  as  a 































































↑ pTau  = pTau  (↑) pTau  = pTau  = pTau  = pTau 
































































impaired  p27  nuclear  import  as  a  result  of mHtt  presence,  which  is  in  agreement with 
reports  describing  alterations  in  nucleocytoplasmic  trafficking  in  HD  (Grima  et  al,  2017; 











affect  formation  of  the  nuclear  Cdk5/p27/E2F1  complex.  It  has  been  described  that 
formation of this complex prevents cell cycle progression by sequestering the transcription 
factor  E2F1  from  activating  necessary  genes  for  cell  cycle  initiation  (Zhang  and  Herrup, 





















Therefore,  this data  suggests  that alteration of  cell  cycle proteins expression might be a 
common  mechanism  resulting  from  mHtt  presence  in  both  full‐length  and  N‐terminal 
fragment HD mice models.  
Importantly, we also observed alteration of cell cycle proteins in the putamen of HD human 
patients.  Specifically, we  detected  a  significant  increase  of  Cdk4  protein  levels, whereas 
CyclinD1 levels were not significantly altered. Human HD putamen samples also presented 









et  al,  2008),  further  corroborating  the  hypothesis  that  mHtt  presence  causes  aberrant 
expression of cell cycle proteins. Nonetheless, the fact that alteration of specific proteins 
differs  between  HD  mice  models  and  human  patients,  suggests  that  neuropathological 
differences such as presence or absence of neuronal death or of mHtt aggregates, might 
lead to differential deregulation of cell cycle proteins. 




in  response  to misfolded proteins,  has  also been  associated with  alteration of  cell  cycle 




and  increased  calpain activity after 3‐NP  treatment,  and are partially neuroprotected by 
CDKs inhibitors (Akashiba et al, 2008). These data indicate that cell cycle re‐entry might be 




cycle  proteins  (Park  et  al,  2000).  Excitotoxic  responses  caused  by  excessive  NMDARs 
activation is also one of the mechanisms leading to Cdk5 hyperactivation via p35 cleavage 









promoter  E2F1  in  basal  striatal  cultures was  also  altered  following  NMDA  treatment.  A 
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after NMDA  treatment. On  the  other  hand,  CyclinD1 distribution, which  showed mostly 
nuclear  localization  in  basal  conditions,  presented  cytosolic,  in  addition  to  nuclear 
localization, after NMDA treatment. Therefore, our results  indicate that, although NMDA 
treatment causes a general  reduction of  cell  cycle proteins expression,  it  also  leads  to a 














sense, our  results  show that under basal  conditions,  in contrast with other analysed cell 
cycle progression proteins, like Cdk4 and CyclinD1, E2F1 was expressed in the cytosol of 94% 
of striatal neurons, suggesting that E2F1 cytosolic expression is normal in striatal neurons. 
Other  functions  like  regulation  of  cell  motility  and  migration,  DNA  repair,  transcription 
modulation or even synaptic plasticity and memory formation, have also been ascribed to 
cell cycle proteins like p27, CyclinD1 or CyclinE (Frank and Tsai, 2009; Larrea et al, 2009; Lim 
and Kaldis, 2013; Odajima et al, 2011).  In  this  sense,  it  is also possible  that  some of  the 






NMDA treatment were prevented when calpain was  inhibited.  It would be  interesting to 
analyse  if  calpain  inhibition  also  prevents  changes  in  subcellular  localization  of  these 
DISCUSSION 
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proteins.  Additionally,  given  that  calpain  inhibition  also  avoids  p25  production  and 
subsequent Cdk5 hyperactivation, future studies specifically inhibiting Cdk5, might reveal if 
NMDA‐dependent cell cycle proteins alterations are directly dependent on calpain or if Cdk5 
hyperactivation  is also  involved. As calpain  is activated by  intracellular calcium (Khorchid 
and Ikura, 2002), and deregulation of calcium homeostasis is an HD hallmark (Giacomello et 




conditions, while  the  small  subset  of  neurons  expressing  CyclinD1  showed  a  decreasing 




p27  localization  in  striatal  neurons  is  mainly  nuclear,  this  data  would  fit  with  our 
observations in the striatum of mHtt KI mice which also show decreased p27 nuclear levels. 















conditions  and  has  been  associated  with  cell  cycle  re‐entry  of  differentiated  neurons 
contributing  to  neuronal  dysfunction  or  death.  Nonetheless,  it  is  evident  that  a  lot  of 
information  is  still  lacking  regarding  physiological  functions  of  cell  cycle  proteins  in 





entry are associated with  increased striatal vulnerability. Therefore,  further study of  this 
mechanism might contribute to understanding, not only molecular pathways contributing 
to  striatal  affectation  in  HD,  but  to  neuronal  dysfunction  processes  in  other 




and  in  neurodegenerative  processes  associated  to  several  pathological  conditions. 
However,  its  relevant  function  goes  in  hand  with  its  complexity  making  difficult  full 
understanding of its regulation both under physiological and pathological conditions.  
The  results  obtained  in  this  Thesis  reflect  this  intricacy.  Particularly,  we  propose  that 




et  al,  2011). Our  observations  suggest  that  alteration  of  cell  cycle  proteins might  be  an 
additional mechanism participating in this scenario. On the other hand, deregulation of Cdk5 
associated  to  reduced  p35/Cdk5  plasma  membrane  localization  might  have  a  more 
prevalent  role  in  altered  Cdk5  synaptic  substrates  availability,  and  therefore  to  synaptic 
plasticity  alterations.  Importantly,  this  deregulation  on  a  subcellular  level  might  not  be 
necessarily  associated with  production  of  p25  and  therefore  could  go  undetected when 
analysing total levels of Cdk5/p35 or some of the substrates commonly used as Cdk5 activity 
indicators. We  propose  that  this  kind  of  deregulation  is  particularly  relevant  in  cortical 





























































mediated  by  normalization  of  dendritic  spine  density  and  NR2B  surface  levels 
through the pSrc/pNR2B pathway. In contrast, prevention of hippocampal deficits 
associates  with  restoration  of  dendritic  spine  density  which  correlates  with 
increased Rac1 activity, resulting from Cdk5 genetic reduction. 
 
4. mHtt alters Cdk5/p35 subcellular  localization  specifically  in  the cortex of mHtt KI 
mice, which correlates with preferential alteration of Cdk5 substrates in this region. 
 
5. Symptomatic  mHtt  KI  mice  exhibit  reduced  Cdk5  and  p27  nuclear  levels  in  the 
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